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Resumen 	  
La regeneración neuronal es uno de los temas más relevantes en investigación 
biomédica ya que representa uno de los desafíos más complejos para la medicina 
moderna. La mayor parte de las lesiones a neuronas en humanos, tanto por patologías 
como por trauma, no tienen una solución terapéutica satisfactoria con lo que se hace 
imprescindible entender los mecanismos básicos que subyacen a los procesos 
regenerativos (o la ausencia de ellos) de las neuronas y sus axones para abordar este 
problema. En esta tesis, analizaremos el proceso regenerativo de axones de neuronas 
centrales usando un modelo animal que posee una robusta capacidad regenerativa, el 
pez cebra, con el objeto de aportar al conocimiento de los mecanismos fundamentales 
de la reparación neuronal. Para esto se plantearon tres objetivos: i) establecer un 
protocolo reproducible de daño a la médula espinal en larvas de pez cebra, ii) realizar 
una caracterización general del daño causado y iii) determinar si los axones que fueron 
interrumpidos en el daño vuelven a regenerar. Estos objetivos se abordaron mediante la 
utilización de líneas transgénicas que marcan distintos tipos celulares específicos para 
la visualización in vivo de la respuesta al daño y durante la regeneración, 
inmunohistoquímica para ver marcadores de proliferación y muerte celular, y finalmente 
trasplante de células para obtener individuos mosaicos y observar in vivo la respuesta 
de axones durante la regeneración. Como resultado de los experimentos realizados, se 
pudo establecer la metodología de daño y se demostró que los axones centrales en 
larvas regeneran eficientemente y reestablecen su funcionalidad. Además, describimos 
la secuencia de eventos celulares que transcurren durante la regeneración, señalando 
un rol coordinado de neuronas y glías en el proceso.	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Listado de abreviaturas 	  °C  :Grados Celsius.	  
µA  :micro Amperios.	  
µm  :micrómetros.	  
DMSO :Dimetilsulfóxido.	  
dpf  :Días post fertilización.	  
E3  :Medio para crecimiento de embriones-	  
GFP  :Proteína fluorescente verde.	  
hpd  :Horas post daño. 
dpd  :Días post daño.	  
hpf  :Horas post fertilización.	  
min  :Minutos. 
h  :Horas	  
ON  :Over night (toda la noche).	  
p/v  :Concentración peso/volumen.	  
PBS  :Tampón fosfato salino.	  
PBS-T :Tampón fosfato salino con TritonX-100.	  
PFA  :Paraformaldehído.	  
RFP  :Proteína fluorescente roja.	  
RT  :Room temperature (temperatura ambiente).	  
SCI  :Spinal cord injury (daño en médula espinal).	  
SNC  :Sistema nervioso central.	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Introducción 	  
  Daño en la médula espinal de mamíferos. 	  
 La médula espinal es un tejido nervioso compuesto por neuronas y células de 
soporte, conocida como sustancia gris, recubiertas por fibras nerviosas mielinizadas, 
también, conocido como sustancia blanca. Se aloja en el canal vertebral desde el 
foramen magnum hasta el borde superior del cuerpo de la segunda vértebra lumbar. 
Esta forma parte del sistema nervioso central (SNC) teniendo como función llevar 
impulsos nerviosos, comunicando el encéfalo con el cuerpo. Las sensaciones 
provenientes de estímulos externos son transmitidas al cerebro mediante neuronas 
aferentes, y la información procesada en los centros integrativos del cerebro, es llevada 
a cabo por neuronas eferentes hacia los músculos (Figura 1). 
 Una lesión de la médula espinal (SCI, por sus siglas en inglés, Spinal Cord Injury), 
es una alteración, en la cuál se interrumpen los axones que transmiten información del 
cerebro al resto del cuerpo. Esta disrupción puede causar una pérdida motora y 
sensorial por debajo de la lesión sin tener que ocurrir necesariamente una transección 
completa de la médula para que esta quede lesionada. Dependiendo del grado de la 
lesión, pueden verse comprometidos los reflejos autonómicos que controlan funciones 
cardiovasculares, termoregulación, control del intestino y vejiga, y función sexual, 
resultando en complicaciones serias para el afectado y, por lo general, permanentes. 	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Figura 1. Médula espinal. Representación esquemática de una sección transversal de 
la médula espinal (A). Proyecciones aferentes y eferentes a lo largo de la médula 
espinal (B). Modificado de Thuret et al., 2006. 
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 La fisiopatología del SCI puede describirse al menos en dos fases, primaria y 
secundaria. La primera fase engloba el mecanismo de la lesión en la cuál es dañada la 
médula espinal con la consecuente disrupción de axones, vasos sanguíneos en los 
alrededores e inflamación. La forma más común de una lesión aguda en la médula 
espinal es por compresión, donde los componentes de la columna vertebral ejercen 
presión sobre la médula causando daño inmediato. Los mecanismos físicos más 
comunes incluyen corte, desgarro, estiramiento agudo y aceleración y deceleración 
(Sekhon y Fehlingd, 2001). En la segunda fase tiene lugar la muerte local de neuronas, 
astrocitos, oligodendrocitos y células endoteliales producto de una hemorragia e 
inflamación local en donde ocurre una liberación de factores citotóxicos como 
mieloperoxidasas (Heinecke, 2002), óxido nítrico (NO) y metaloproteinasas de matriz 
(MMPs) (Seligman et al., 1980; Inoue et al., 1995). Posteriormente se genera una 
“cicatriz glial” que es producida por astrocitos que adquieren una actividad hipertrófica y 
proliferativa, acumulándose en la superficie de la zona del daño. Esto representa una 
barrera físico-química para la regeneración axonal, ya que los astrocitos expresan 
moléculas inhibitorias para el crecimiento axonal como proteoglicanos de condroitín 
sulfato (PGCS) (Hagg y Oudega, 2006). Finalmente esta cicatriz se estabiliza y al cabo 
de uno a dos años la lesión madura y las deficiencias neurológicas se establecen. Estos 
principales procesos degenerativos se observan resumidos en la Figura 2 donde los 
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Figura 2. Representación esquemática de médula espinal dañada donde se indican los 
principales procesos degenerativos que ocurren luego de un daño (modificada de Hagg 
y Oudega, 2006).	  	   	  
Sistemas Ascendentes y 
Descendentes	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En el SNC existen progenitores neurales ampliamente distribuidos (Gross, 2000). 
La presencia de estas células se ha demostrado hace más de una década (Weiss et al., 
1996; Shihabuddin et al., 1997), pero no todas ellas tienen la característica de ser 
multipotentes. Por lo anterior, no se considera a la médula como una región 
neurogénica ya que algunas de estas células se restringen a ser progenitores de glia 
comprometidas hacia el linaje de oligodendrocitos (Horky et al., 2006) y no a neuronas 
(Horner et al., 2000). Así, luego de un daño estas células no logran ser reemplazadas 
cuando se pierden.	  	  
  Regeneración de la médula espinal en peces. 	  
 Al igual que en otros vertebrados, el SNC en pez cebra comienza su morfogénesis 
con un epitelio ectodermal en el lado dorsal del embrión, denominado placa neural. Una 
combinación de señales y movimientos morfogéneticos (Kimmel et al., 1994) generará 
que esta placa cavite y de lugar al tubo neural (Raible et al., 1992; Schmitz et al., 1993). 
En su extremo anterior se formará el cerebro y en su parte posterior, la médula espinal. 
En pez cebra, como en otros anamniotas, se desarrollan neuronas en dos olas 
neurogénicas (Kimmel y Westerfield, 1990). Las neuronas primarias son largas, pocas 
en número y comienzan su axogénesis durante el primer día de desarrollo (Myers et al., 
1986; Kimmel y Westerfield, 1990). Estas neuronas comprenden neuronas sensoriales, 
interneuronas y neuronas motoras. Las neuronas secundarias son más pequeñas, 
numerosas y aparecen más tarde en el desarrollo (Myers et al., 1986; Kimmel et al., 
1994; Appel et al., 2001) y consisten solamente en interneuronas y neuronas motoras 
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(Figura 3). 
 Además de las neuronas en la médula espinal, el pez cebra cuenta con tres tipos 
de células gliales. Los oligodendrocitos, presentes tanto en la materia gris como en la 
blanca, son los responsables de mielinizar neuronas durante la etapa larval y adulta del 
pez (Tomizawa et al., 2000; Brosamle y Halpern, 2002; Park et al., 2002). Los 
astrocitos, que cumplen la función de soporte trófico y metabólico de las neuronas, 
mayormente se encuentran en la sustancia gris de la médula espinal, pero que también 
pueden estar presentes en la sustancia blanca (Kawai et al., 2001). Finalmente, las 
glías radiales, cuya función es ser progenitoras para regenerar neuronas, astrocitos y 
oligodendrocitos, se encuentran cerca del canal central de la médula espinal (Tomizawa 
et al., 2000b). A diferencia de los mamíferos, los anamniotas (anfibios y peces) pueden 
regenerar funcionalmente su SNC, siendo los peces los que representan la clase de 
vertebrados que mejor han preservado la capacidad de regenerar el SNC. En vista de 
ello, varias especies de peces teleósteos se han utilizado como modelo de estudio para 
lesión de médula espinal (SCI) dentro de los cuales se pueden encontrar al “goldfish” 
(Carassius auratus y Carassius carassius) (Hooker, 1930), guppies (Poecilia reticulata), 
medaka común (Oryzias latipes) (Tuge y Hanzawa, 1937), anguila (Anguilla anguilla) y 
pez cebra (Danio rerio).  
  
	   14 
	  
Figura 3. Representación esquemática de la organización del tubo neural de un 
embrión de pez cebra de 24 hpf. (PT) Placa del techo, (PP) Placa del piso (modificada 
de Blader y Strähle, 2000). 
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 En peces adultos, los modelos comúnmente utilizados involucran una transección 
en la médula o compresión de esta. Estas técnicas son aplicadas generalmente en 
goldfish, pez cebra (Becker et al., 1997), y anguilas. Con este tipo de daño, los axones 
de la médula espinal deben volver a crecer a través de la brecha que se genera en el 
tejido nervioso, lo que permitie estudiar la regeneración axonal. El otro modelo que se 
utiliza es la amputación de la región caudal de la médula en la cola con lo cual se 
elimina una porción del tejido, incluyendo el nervioso. Con este daño se debe generar 
un crecimiento de novo del tejido que incluye diferenciación de varios tipos de celulares. 
Inicialmente la zona cortada de la médula se cubre con un coágulo, luego se induce 
proliferación celular dando inicio a la formación de un blastema que al cabo de unos 
días dará origen a una nueva aleta caudal (Sîrbulescu et al., 2009). Este tipo de técnica 
se ha aplicado solamente en teleósteos adultos del orden de los Gymnotifornes como el 
Cuchillo fantasma (Apteronotus albifrons) y Cuchillo negro (Apteronotus leptorhynchus). 
Las metodologías utilizadas para inducir o provocar el daño en médula espinal se 
encuentran resumidas en la Figura 4. 
 En estos distintos modelos se ha estudiado la regeneración axonal ya sea por 
transección de la médula (a nivel torácico o cervical) o mediante la amputación de la 
porción caudal de la médula espinal en Gymnotifornes. Se han realizado estudios 
donde se muestra que luego de la lesión en la médula los axones, tanto ascendentes 
como descendentes, regeneran (Bernstein y Gelderd, 1970; Coggeshall y Youngblood, 
1983; Bunt y Fill-Moebs, 1984). En pez cebra se ha observado que axones 
descendentes muestran una fuerte respuesta regenerativa, a diferencia de los axones 
ascendentes que presentan una baja regeneración (Becker et al., 1997, 1998, 2005; 
Becker y Becker, 2008). Los axones que logran regenerar, generalmente siguen su ruta  
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Figura 4. Representación esquemática de modelos de SCI en peces teleósteos. (A) 
lesión causada por transección de la médula, el cual puede ser causado a nivel cervical 
(c) o torácico (t). (B) Amputación de la región caudal de la médula en Gymnotifornes. 
(modificada de Sîrbulescu y Zupanc, 2010). 
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por la sustancia gris esquivando sus caminos originales donde hay restos de axones en 
proceso de degeneración (Becker y Becker, 2001). En A. leptorhynchus se ha 
observado que junto con la generación de nuevos axones ocurre la extensión de 
axones provenientes de la región rostral de la médula espinal, que se mantiene intacta 
(Sîrbulescu, 2009).	  
 En peces teleósteos adultos también se pueden encontrar progenitores neurales. 
En la médula espinal, células nuevas se generan en la capa ependimaria y en el 
parénquima (Reimer et al., 2008; Takeda, 2008; Sîrbulescu et al., 2009). En pez cebra, 
se ha descrito que un grupo discreto de glía radial expresa el factor 2 de transcripción 
del linaje de oligodendrocitos (Olig2) el cual se mantiene en la adultez (Park et al., 
2007). Estas glías radiales se dividen asimétricamente, como progenitor, dando origen 
a oligodendrocitos, pero no a astrocitos o neuronas (Zupanc y Sîrbulescu, 2011). 
Cuando ocurre un daño tanto en el cerebelo como en la médula espinal, un aumento en 
la proliferación celular ocurre en las zonas circundantes al daño (Reimer et al., 2008; 
Takeda, 2008; Sîrbulescu et al., 2009). Un marcador de progenitor neuronal es el factor 
de transcripción Pax6, que se expresa en retina de pez cebra adulto durante la 
regeneración (Raymond et al., 2006; Thummel et al., 2008) y además se expresa en 
células gliales ependimarias (Reimer et al., 2009) en las cuales, al realizarse una lesión 
en la médula, se activa (Kuscha et al., 2012). Se ha descrito que Pax6 puede unirse y 
activar genes en sinergia con Sox2, un factor de transcripción perteneciente a la familia 
de los genes SoxB1 (Sox1, Sox2 y Sox3). Esta familia de proteínas es altamente 
conservada y se ha visto que se co-expresan en progenitores neurales del sistema 
nervioso central embrionario y adulto (Pevny y Placzek, 2005). En embriones de 
Xenopus laevis, mediante la expresión de una forma dominante negativa se estableció 
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que Sox2 es requerido por células del ectodermo para mantener su identidad neuronal 
(Kishi et al., 2000). Experimentos de electroporación en tubo neural de Gallus gallus 
demostraron que genes de la familia SoxB1 mantienen la identidad de progenitor 
neuronal, mientras que la expresión de mutantes de SoxB1 (quimeras transcripcionales 
represoras) causan la salida del ciclo celular e inducen la diferenciación (Graham et al., 
2003; Bylund et al., 2003). La expresión de Sox2 en la médula espinal se ha visto en 
Xenopus luego de una transección de la médula o la amputación de la región caudal de 
ésta (Gaete et al., 2012). Las células positivas para Sox2 aumentan su proliferación en 
la zona del daño tras la amputación, mientras que, por daño realizado mediante 
transección de la médula, las células positivas para Sox2 migran desde regiones 
cercanas hacia la zona del daño. En ambos métodos, células positivas para Sox2 
aumentan su proliferación. Mediante un ensayo de dominante negativo se observó́ que 
la pérdida de función de Sox2 disminuye la proliferación en la zona del daño de células 
residentes, afectando la regeneración de la cola luego de la amputación (Gaete et al., 
2012).	  	  
La larva de pez cebra como modelo de estudio para lesión en médula 
espinal 	  
 El pez cebra pertenece al orden de los Cypriniformes, originario de India y que 
hace más de 70 años se utiliza como modelo de estudio en biología del desarrollo. 
Además su genoma se encuentra secuenciado y anotado, lo que lo convierte en un 
modelo consolidado. Dentro de las ventajas que posee como modelo de estudio es que 
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la fecundación se realiza de manera externa y por cruzamientos naturales se pueden 
obtener aproximadamente 200 huevos diarios por pareja. Al ser un pez pequeño se 
pueden mantener en grandes cantidades, y en diferentes líneas genéticas. La 
transparencia de los embriones permite analizar y seguir procesos en tiempo real 
durante este período. El desarrollo de los embriones de pez cebra es rápido por lo que 
a las 72 horas post fertilización (hpf) se tiene una larva completamente desarrollada y 
funcional. A la fecha se cuenta con varias herramientas experimentales para su estudio 
a nivel molecular y celular, como la transgénesis (Kawakami, 2004) que ha permitido el 
desarrollo de diversas líneas reporteras que permiten la observación in vivo de una 
amplia gama de procesos. 	  
 En larvas de pez cebra el estudio de la regeneración de la médula espinal ha sido 
realizado mediante axotomía de células de Mauthner mediante el uso de un electrodo 
de vidrio (Bahtt et al., 2004). En este trabajo, el daño realizado es parcial y la médula no 
es interrumpida completamente con lo que no se han estudiado los procesos 
involucrados en regeneración de la médula espinal completa en larvas. Alternativas 
para ese tipo de estudio es la ablación mediante láser que se ha utilizado en nervio 
periférico (Rosenberg et al., 2012), pero en médula espinal sólo ha sido posible 
ablacionar unas pocas células. En nuestro laboratorio, se desarrolló la electroablación 
(Moya-Díaz et al., 2014) una herramienta de daño por corriente eléctrica que utiliza un 
electrodo de tungsteno para axotomizar el nervio de la línea lateral y eliminar 
neuromastos específicos de la línea lateral posterior (Sánchez et al., 2016). En esta 
tesis, usamos este nuevo método para generar la interrupción total de la médula espinal 
en larvas de pez cebra de 72 hpf con el objetivo de estudiar la regeneración de esta.	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Hipótesis y Objetivos 	  
1. Hipótesis 	  
 La regeneración de la médula espinal involucra el crecimiento de axones 
interrumpidos en larvas de pez cebra.	  	  
2. Objetivos 	  
Objetivo General	  	  
 Determinar si el crecimiento de axones está involucrado en los procesos de 
regeneración de la médula espinal en larvas de pez cebra.	  	  
Objetivos Específicos 
1. Establecer un protocolo reproducible de daño para médula espinal y de 
regeneración. 	  
2. Caracterización daño.  	  
3. Determinar si los axones interrumpidos regeneran. 	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Materiales y Métodos 	  
1. Mantención de embriones y larvas. 	  
 Como modelo experimental se utilizaron larvas de pez cebra obteniéndose 
mediante cruces espontáneos. Los peces se mantuvieron bajo ciclos de 14 horas de luz 
y 10 de oscuridad en acuarios de circulación constante de aire y agua (agua de osmosis 
inversa salinizada con “Instant Ocean”, 60mg/L) a 28ºC, pH 6,5-7,0 (ajustado con 
NaHCO3) y conductividad entre 400 y 600µS. Las larvas que se utilizaron en este 
estudio se mantuvieron en ciclos de luz y oscuridad de 12 horas, 28°C en agua 
desionizada tratada con 60 mg/L de Instant Ocean a pH 6,5 en el vivero del Edificio 
Milenio de la Facultad de Ciencias de la Universidad de Chile. Las condiciones de 
alimentación, cuidados y reproducción se realizaron de acuerdo a lo descrito en 
Westerfield M. (1994). Los embriones y larvas se mantuvieron en medio E3 (5mM NaCl: 
0,17mM KCl; 0,33mM CaCl2; 0,3mM MgSO4) en placas Petri de plástico a 28°C. Los 
estadíos larvales se expresan en días post fertilización (dpf) y se trabajó con larvas de 3 
dpf. Todos los animales sujetos a experimentación fueron anestesiados con MS-222 
(tricaína; A5040; Sigma, Saint Louis, MO,USA).	  
 En este trabajo se utilizaron las siguientes líneas de peces: 
TgBAC(neurod:EGFP)nll (Obholzer N. et al 2008); Tg(neurod:tagRPF)w69 (gentilmente 
compartida por Dr. David Raible); Tg(mpx:GFP)i114 (Renshaw et al.,, 2006); 
Tg(mpeg1:GFP) (Ellett et al., 2011), Tg(olig2:EGFP) (Park et al., 2007); 
Tg(Ubi:zebrabow:cherry) (Pan et al.,, 2013); Tg(-4.9sox10:EGFP), (Wada et al.,, 2005) y 
Tg(-2.4shha-ABC:GFP) (gentilmente compartida por Dr. Rolf Karlstrom).	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Tabla 1. Líneas transgénicas del pez cebra utilizadas en esta tesis, tipos celulares 
marcados y tipo de marca.	  
Línea Transgénica	   Células marcadas	   Tipo de marca	  
TgBAC(neurod:EGFP)nll	   Neuronas de la médula espinal	   GFP citoplasmático	  
Tg(neurod:tagRFP)w69	   Neuronas de la médula espinal	   RFP citoplasmático	  
Tg(mpx:GFP)i114	   Neutrófilos	   GFP citoplasmático	  
Tg(mpeg1:GFP)	   Macrófagos	   GFP citoplasmático	  
Tg(-4.9sox10:EGFP)	   Oligodendrocitos y algunas 
neuronas de la médula espinal	   GFP citoplasmático	  
Tg(olig2:EGFP)	   Moto neuronas, precursores y 
oligodendrocitos diferenciados	   GFP citoplasmático	  
Tg(Ubi:zebrabow:cherry)	   Todas las células de la larva	   RFP citoplasmética	  
Tg(-2.4shha-ABC:GFP)	   Territorio placa del piso en 
médula espinal	   GFP citoplasmatico	  	  
2. Incorporación de Bromo-deoxi Uridina (BrdU) e inmunofluorescencia 	  
 Posterior a generar el daño en la médula espinal de las larvas se realizó un 
ensayo de incorporación de BrdU (B-5002 Sigma) para evaluar la proliferación de 
células cercanas a la zona del daño. Larvas control y dañadas fueron incubadas a las 6 
horas post daño en 10mM de BrdU en E3 por 12 h a 28ºC, protegiendolas de la luz y en 
placas de 6 multipocillos. Luego, las larvas fueron lavadas 3 veces con E3 y se 
traspasaron con el menor volúmen posible a una placa nueva con E3. A los 2, 3 y 5 
días post daño las larvas fueron fijadas por 45 min en paraformaldehído (PFA) al 4% p/v 
a temperatura ambiente, lavados en Buffer fosfato salino (PBS) con 0,3% v/v TritonX-
100 (PBS-T) 3 veces y se deshidrataron en concentraciones crecientes de metanol (25, 
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50 70 y 100%) para almacenarlos al menos 1 h a -20ºC. A continuación las larvas 
fueron rehidratadas con concentraciones crecientes de PBS-T y tratados con proteinasa 
K (50µg/mL para 2 días post daño (dpd), 60µg/mL para 3 dpd y 80µg/mL para 5 dpd) 
durante 25 min. Para detener la acción de la proteinasa K se fijaron con PFA al 4% p/v 
por 20 min y luego se lavaron 4 veces con PBS-T por 5 min para ser incubados 1 h en 
agua destilada y luego 7 min en acetona a -20ºC. Se lavaron 4 veces por 5 min con 
PBS-T para luego incubarlos 20 min en ácido clorhídrico (HCL) 2N, se realizaron 4 
lavados con PBS-T por 10 min y se dejó incubando 45 min en solución de bloqueo (2% 
p/v suero de cabra, 1% p/v BSA, 1% DMSO, 0,1% v/v TritonX-100). Se incubó 
nuevamente en solución de bloqueo más anticuerpo primario hecho en ratón anti-BrdU 
(1:500; Dako, M0744) y el anticuerpo primario hecho en conejo anti-GFP(1:500; Life 
Technologies, A11122) durante 16-20 h a 4ºC. Se realizaron 4 lavados por 10 min con 
PBS-T para continuación incubar con solución de bloqueo más anticuerpos secundarios 
Alexa594 anti-ratón hecho en cabra (1:2000; Invitrogen, A11032) y Alexa488 anti-
conejo hecho en cabra (1:2000; Invitrogen,A11034) 2 horas a temperatura ambiente, se 
realizaron dos lavados de 20 min con PBST para finalizar. Los núcleos fueron marcados 
con una tinción de TO-PRO3 (1:500; Invitrogen, T3605) por 20 min a temperatura 
ambiente, luego se lavó varias veces con PBS-T.	  
 Para la cuantificación de las células BrdU positivas, se contaron las células RFP 
positivas en la región de la médula (límite marcado con células GFP positivas en línea 
transgénica TgBAC(neurod:EGFP) y las células totales marcadas con TOPRO en la 
médula. Se realizó un análisis estadístico usando el software Prism para establecer la 
diferencia significativa entre los distintos tiempos post daño.	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3. Ensayo de TUNEL (Terminal deoxynucleotidyl transferase dUTP nick end 
labeling). 	  
 Luego de generar el daño en la médula espinal de larvas de 3dpf a las 3 hpd se 
fijaron con PFA al 4%p/v a temperatura ambiente, se lavaron 3 veces con PBS-T y se 
deshidrataron en concentraciones crecientes de metanol (25, 50 70 y 100%) para 
almacenarlos al menos 1 h a -20ºC. A continuación las larvas fueron rehidratadas con 
concentraciones crecientes de PBS-T y se agregó Tris-HCl pH 9,0 por 5 min a 
temperatura ambiente. Se cambió la solución de Tris-HCl pH 9,0 por una nueva y se 
calentaron las muestras a 70ºC por 15 min y se lavaron con PBS-T por 10 min. Se lavó 
una vez con agua destilada por 5 min y tratados con proteinasa K 30 µg/mL por 25 min. 
Para detener la acción de la proteinasa K se fijaron con PFA al 4% p/v por 20 min y 
luego se lavaron 4 veces con PBS-T por 5 min para ser incubados 1 h en agua 
destilada y luego 20 min en acetona a -20ºC. Se lavaron 2 veces con agua destilada por 
5 min y se incubaron por 10 min en etanol:acetona (2:1) fría a -20ºC. Luego se lavaron 
3 veces con PBS-T por 5 min y se incubó 1 h a temperatura ambiente en buffer de 
equilibración proporcionado por el kit de TUNEL (Millipore, CA 92590). Se incubaron de 
16 a 20 h en buffer TdT proporcionado por el kit a 37ºC. Se realizó un lavado de 1 h en 
PBS-T a 37ºC y luego un lavado de 1 h en PBS-T a temperatura ambiente. Se incubó 
en solución de bloqueo por 2 h a temperatura ambiente y luego se incubó con el 
anticuerpo primario hecho en ratón anti-GFP (1:500, Millipore, MAB3580) y anti dig-
rodamina (1:3000; Roche, 13038500) por 16 a 20 h a 4ºC. Se lavaron 6 veces por 20 
min en PBS-T y se incubaron en solución de bloqueo con anticuerpo secundario 
Alexa488 anti IgG ratón  hecho en cabra (1:2000; Invitrogen, A11029) 2 h a temperatura 
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ambiente y luego se lavaron 2 veces por 20 min con PBS-T. Para finalizar los núcleos 
fueron marcados con una tinción de TO-PRO3 (1:500; Invitrogen, T3605) por 10 min a 
temperatura ambiente, luego se lavo varias veces con PBS-T.	  	  
4. Experimentos de transplantes.  	  
 Embriones donantes y receptores fueron mantenidos en medio E3 hasta “high 
stage” (3 1/3hpf) (Kimmel et al.,, 1995). En este estadio ambos grupos fueron 
decorionados mediante incubación con Pronasa a una concentración de 0,2mg/mL en 
medio Holtfreter modificado (NaCl 59mM; KCl 0,67mM; CaCl2 0,9mM; MgSO4 0,81mM; 
NaHCO3 2,38mM). Luego fueron mantenidos en medio Holtfreter modificado con 
penicilina/estreptomicina (5000U/L; 100mg/L; respectivamente). Aproximadamente 10-
20 células del embrión donante fueron aspiradas y transplantadas en el embrión 
receptor usando una micropipeta de vidrio conectada a una jeringa de 1mL como fue 
previamente descrito (Ho y Kane, 1990). Los embriones receptores fueron mantenidos 
durante 24 horas en medio Holtfreter modificado con penicilina/estreptomicina en placas 
Petri de vidrio. A partir de las 24hpf los embriones fueron mantenidos en medio E3 y 
observados a las 72hpf para la identificar la presencia de axones marcados a lo largo 
de la médula espinal.	  	  
5. Adquisición de imágenes, “time lapse” y cuantificación de fluorescencia. 	  
 La adquisición de imágenes “in vivo” se realizó anestesiando las larvas en 0,01% 
	   26 
p/v de tricaina y montadas en agarosa de bajo punto de fusión 1% p/v en E3 con 0,01% 
p/v de tricaina. La adquisición de imágenes de inmunohistoquímica, tanto del marcaje 
con BrdU como del ensayo de TUNEL, se realizó montando las larvas en agarosa de 
bajo punto de fusión 0,75% p/v en PBS. Para la adquisición de imágenes se usaron un 
microscopio confocal Zeiss LSM 510 meta, un microscopio confocal Zeiss LSM 710, un 
microscopio de epifluorescencia Olympus IX81 y un estereoscopio de fluorescencia 
Olympus MVX10. Para adquisición de “time lapse” se utilizó un microscopio light sheet 
OpenSPIM.	  
 El ensamblaje de las imágenes fue realizado de manera manual utilizando Adobe 
InDesign CS5 y el procesamiento de cada imagen incluye la proyección máxima de los 
cortes ópticos, además de las alteraciones de brillo y contraste mediante imageJ. Este 
mismo programa además se utilizó para medir intensidad de fluorescencia.	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Resultados 	  
1. Establecer un protocolo reproducible de daño para médula espinal y de 
regeneración. 	  
1.1. Electroablación como método de daño localizado en médula espinal. 
 Para caracterizar la regeneración de la médula espinal in vivo en larvas de pez 
cebra, fue necesario establecer un protocolo de daño reproducible el cual no afectara la 
sobrevida de las larvas. Para esto se utilizó el método de electroablación (Moya-Díaz et 
al., 2014) donde se acopla una fuente generadora de pulso de corriente (AM System, 
model 2010, Stoelting) a un microelectrodo de tungsteno (número de catálogo 
UEWMGGSEBN1M, FHC Inc., Bowdoin, ME, USA) el cual se encuentra acoplado a un 
micromanipulador. Este sistema es montado en un microscopio de epifluorescencia 
convencional como se observa en la Figura 5 para la correcta visualización de la larva y 
su marca fluorescente. Para generar el daño fue necesario montar las larvas en 
agarosa de bajo punto de fusión a una concentración de 1% p/v ya que a esta 
concentración permite la correcta inmovilización de las larvas y las mantiene en su lugar 
cuando el microelectrodo es introducido en la médula.	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Figura 5. Disposición del equipo de electroablación. Equipo de electroablación (A) y 
disposición de larvas (B). Fuente generadora de pulsos (A flecha negra). 
Micromanipulador (A punta de flecha negra). Microscopio de epifluoresencia (A punta 
de flecha blanca). Montaje de larvas (B). Microelectrodo (B flecha balnca). Cable a tierra 
(B flecha negra). Larvas montadas en agarosa bajo punto de fusión (B punta de flecha 
negra). Soporte acrílico para montaje (B punta de flecha blanca). Esquema del lugar 
donde se aplica el pulso de corriente en la larva de pez cebra, entre el somito 7 y 9 (C). 
Figura modificada de Moya-Díaz et al., 2014. 
  
	   29 
En este trabajo se utilizaron larvas transgénicas TgBAC(neurod:EGFP), que 
expresan la proteína fluorescente verde (GFP siglas en inglés) bajo el control del 
promotor del gen neurod, gen que codifica un factor de transcripción que promueve la 
diferenciación neuronal y se mantiene expresado en las neuronas diferenciadas 
(Obholzer et al 2008). Esta marca permite visualizar la médula espinal al momento de 
generar el daño. Se estableció que la aplicación local de un pulso de corriente de 25 µA 
por un segundo entre el somito 7 y 9 (Figura 5C) en larvas de 3 dpf es suficiente para 
generar una interrupción en la médula espinal. Como se puede observar en la Figura 
6D se genera un intervalo carente de marca fluorescente verde en la médula espinal a 
diferencia de lo que se puede observar en la situación control donde existe una 
continuidad en la marca (Figura 6B). Cuando revisamos la musculatura se observó que 
sólo una región acotada es dañada por la electroablación (Figura 6D) al compararla con 
la situación control (Figura 6A) donde no existe un oscurecimiento de la musculatura 
luego de haber sido sometidos al mismo procedimiento de montaje en agarosa bajo 
punto de fusión. 
 El daño por electroablación causó que estas larvas no fueran capaces de evocar 
una respuesta de escape frente a un estímulo táctil, logrando mover solo la cabeza, 
perdiendo la movilidad en el tronco y la cola (Figura 7 A-J y video suplementario 1), 
mientras que una larva control es capaz de responder inmediatamente alejándose del 
estímulo (Figura 7 K-S y video suplementario 2), un resultado consistente con el daño 
de la médula espinal. Concluimos que la electroablación de la médula produce una 
completa sección de ésta y una interrupción total de las conexiones cerebro-periferia 
desde el punto de la lesión hacia caudal.	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Figura 6. Electroablación como método de daño localizado en médula de larva de 
pez cebra. Larva TgBAC(neurod:EGFP) de 3 dpf a las 2 hpd (C y D) luego de un pulso 
de 25 µA por un segundo. La misma larva fue observada a los 5 dpd (G y H). Óvalos 
punteados blancos indican zona del daño. Larva control sometida a las mismas 
condiciones sin aplicar pulso de corriente (A y B) 2 horas post daño y 5 días post daño 
(E y F). Barra de escala 100µm. 
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Figura 7. Respuesta de escape luego de un daño por electroablación. Respuesta 
de escape al tacto de larva de 3 dpf a las 2 hpd (A-J), tiempo de registro 4 segundos. 
Respuesta de escape al tacto de larva control de 3 dpf (K-S), tiempo de registro 4 
segundos. 
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 Luego de 5 dpd se evaluó nuevamente la respuesta de escape de las larvas 
dañadas. Las larvas, ahora de 8 dpf, se alejaron del estímulo (Figura 8 A-E y video 
suplementario 3) al igual que lo hizo una larva control (Figura 8 F-J y video 
suplementario 4). Es decir, existe una recuperación funcional de la movilidad hasta 
alcanzar condiciones normales cinco días después de la transección de la médula. 
 Repetimos el experimento de elctroablación de la médula en larvas transgénicas 
TgBAC(neurod:EGFP) con el objeto de  observar el comportamiento de las neuronas 
(marcadas con GFP) en la zona de daño. Se encontró que, al cabo de 5 días, esta zona 
es rellenada por células GFP positivas estableciéndose nuevamente la continuidad 
entre las áreas caudal y rostral de la médula (Figura 6H). Esta además tiene una 
apariencia más compacta como lo tendría una médula espinal control de una larva de 8 
dpf (Figura 6F). La musculatura adyacente a la zona que fue dañada (Figura 6G) ya no 
presenta diferencia con la musculatura de la larva control (Figura 6E). Estos resultados 
demuestran que mediante electroablación es posible interrumpir completamente la 
médula espinal en larvas, y por consiguiente el poder observar procesos involucrados 
en su regeneración.	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Figura 8 Recuperación del nado luego de un daño por electroablación. Respuesta 
de escape al tacto de larva de 8dpf (5 dpd) (A-E), tiempo de registro 1 segundo. 
Respuesta de escape al tacto de larva control de 8dpf (F-J), tiempo de registro 1 
segundo. 
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2. Caracterización del daño. 	  
2.1. Respuesta de componentes del CNS al daño por electroablación. 
A modo de caracterizar los tipos celulares que participan en el proceso de 
regeneración se evaluó con detalle a lo largo del tiempo el comportamiento de tres 
linajes celulares utilizando distintas líneas transgénicas. La línea transgénica 
Tg(neurod:TagRFP) expresa la proteína fluorescente roja (RFP siglas en inglés) bajo el 
control del promotor del gen neurod específicamente en neuronas. A las 2 hpd se 
observó que se genera un intervalo de 66 ± 13,5µm (Figura 9B) el cual persiste 1 dpd 
(Figura 9C) aunque se reduce en tamaño a 39,9 ± 19,8µm, lo que sugiere que la brecha 
se está cerrando. A los 2 dpd (Figura 9F) se observaron células RFP positivas en la 
zona del daño, incrementándo su número a los 3 dpd (Figura 9E). A los 5 dpd (Figura 
9F) la continuidad de la médula se ha recuperado, teniendo un aspecto similar a la 
situación control (Figura 9A). Mediante la toma de imágenes en tiempo extendido, time 
lapse, observamos que la marca fluorescente que va apareciendo en la zona del daño 
es aportada tanto desde rostral como desde caudal a la región del daño (video 
suplementario 5). A modo de evaluar qué ocurre con otras células del SNC como la glía 
luego de un daño por electroablación, utilizamos la línea transgénica Tg(olig2:EGFP) 
que expresa GFP bajo el control del promotor del gen olig2, que permite el marcaje de 
oligodendrocitos, precursores de oligodendrocitos y motoneuronas (Park et al., 2007). 
Al observar los peces ablacionados luego de 2 hpd, al igual que en el caso anterior, 
existe un espacio desprovisto de marca (Figura 9H). Observamos que 1 dpd se 
aprecian células GFP positivas en la zona del daño comenzando a poblar el intervalo 
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(Figura 9I). Esto continúa a medida que pasan los días alcanzándose una marca 
continua a los 3 dpd (Figura 9J y K), la cual se mantiene a los 5 dpd (Figura 9L); en esta 
última etapa son indistinguibles de los individuos control, no dañados (Figura 9G). 
Mediante  time lapse observamos que células GPF positivas para el reportero de olig2 
comienzan a migrar de la zona dorsal de la médula espinal hacia el intervalo desde 
rostral y caudal, las cuales podrían corresponder a precursores de oligodendrocitos 
(Video suplementario 6). A modo complementario, para caracterizar más 
detalladamente la respuesta de las células gliales frente al daño por electroablación, 
utilizamos otro marcador más general con la línea transgénica Tg(-4.9sox10:EGFP) el 
cual es un reportero del gen sox10 que se expresa en los derivados de cresta neural, 
como lo son las células de la glía en el SNC. En este caso, observamos que se repite la 
misma dinámica celular apareciendo las primeras células GFP positivas durante las 
primeras 24 hpd para luego rellenar el trayecto dañado a los 3 dpd (Figura 
suplementaria 1). 	  
 Durante la formación del tubo neural, en la placa del piso se expresa el morfógeno 
Sonic hedgehog (shh) para determinar el eje dorso-ventral de la médula espinal (Lewis 
y Eisen, 2003). Esta proteína, al interactuar con la señalización de otros morfógenos 
como BMP, determina el posicionamiento de subtipos neuronales a lo largo de la 
médula espinal. Utilizando una línea transgénica reportera de la actividad de shh 
evaluamos el restablecimiento de la polaridad dorso-ventral del tubo neural luego de un 
daño. Luego de 2 hpd se observó que se genera una interrupción en la continuidad de 
las células GFP positivas (Figura 9N), el que se mantiene durante el primer dpd (Figura 
9O), pero ya a los 2 dpd (Figura 9P), se observó que la marca GFP se restituye en la 
zona dañada limitándose al territorio ventral del tubo neural, tal como se aprecia en 
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animales control (Figura 9M). Esta marca GFP positiva se mantiene a los 3 dpd y 5 dpd 
(Figura 9Q y R). Estos resultados nos permitieron demostrar que el boquete generado 
tras la electroablación es rellenado por distintos tipos celulares y a distintos tiempos, 
observándose además que factores que son parte de lo que define el patrón 
dorsoventral en la médula se ubican correctamente. 	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Figura 9. En respuesta al daño distintos tipos celulares rellenan el espacio 
generado durante la regeneración. Seguimiento temporal de neuronas visualizadas 
con la línea transgénica Tg(neurod:TagRFP) (A) durante la regeneración después de un 
daño desde 2 hpd hasta 5 dpd (B,C,D,E,F). Seguimiento temporal de oligodendrocitos y 
precursores de oligodendrocitos visualizados con la línea transgénica Tg(olig2:EGFP) 
(G) durante la regeneración desde 2 hpd hasta 5 dpd (H,I, J,K,L). Seguimiento temporal 
de GFP reportero de la actividad de Shh visializado con la línea transgénica 
Tg(shh:GFP) (M) durante la regeneración desde 2 hpd hasta 5dpd (N,O,P,Q,R). Barra 
de escala 100 µm.	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2.2. Respuesta del sistema inmune innato al daño por electroablación. 
 Luego de un daño en el SNC se ha observado en distintos modelos que una de las 
primeras respuestas celulares es la activación del sistema inmune (Goldshmit et al., 
2012). En larvas de pez cebra a los 3 dpf podemos encontrar solo células del sistema 
inmune innato como son los neutrófilos y macrófagos. Para poder evaluar la respuesta 
de los neutrófilos al daño utilizamos la línea transgénica Tg(BACmpo:GFP) la cual 
expresa GFP bajo el control del promotor de la enzima mieloperoxidasa (mpo) que se 
encuentra expresada en neutrófilos (Renshaw et al., 2006). Observamos que células 
GFP positivas infiltran la zona a las 6 hpd (Figura 10A), y que este aumento es 
progresivo alcanzándose un máximo de inflamación a las 12 hpd (Figura 10A y B). Las 
células GFP positivas se acumulan en la zona del daño, contrario a la situación control 
(Figura 10C). Luego de alcanzado el máximo grado de infiltración de neutrófilos, 
comienza el proceso de resolución hasta que, a las 24 hpd, no hay neutrófilos en la 
zona del daño, lo que persiste a las 48 hpd.	  
Dado que el reclutamiento de los neutrófilos frente al daño llega a su máximo a 
las 12 hpd, evaluamos si esto ocurría de manera similar para los macrófagos. Para esto 
utilizamos la línea transgénica Tg(mpeg1:GFP) la cual expresa GFP bajo el promotor de 
“macrophage expressed gene 1” (Ellett et al., 2011). Luego de un daño observamos que 
células GFP positivas arriban a la zona del daño observándose una diferencia con el 
control a partir de las 6 hpd (Figura 11A). Sin embargo, a diferencia de los neutrófilos 
que alcanzan el máximo grado de inflamación a las 12 hpd, observamos que los 
macrófagos alcanzaban este máximo a las 24 hpd (Figura 11B, comparar con el control 
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en 11C). A las 48 hdp la acumulación de células GFP positivas comienza a disminuir 
considerándose como proceso de resolución de la inflamación. 
  
	   40 
	  
Figura 10. Luego de un daño en la médula espinal, neutrófilos son reclutados al 
sitio del daño. Cuantificación por intensidad de fluorescencia durante el reclutamiento  
de neutrófilos luego del daño hasta las 48 hpd (A). Larvas dañadas (○) y larvas control 
sometidas al mismo procedimiento sin daño (●). Máximo nivel de reclutamiento de 
neutrófilos a las 12 hpd (B) visualizado con la doble línea transgénica 
Tg(neurod:TagRFP; mlx:GFP) (C). Barra de escala 100µm. P value calculado con test 
ANOVA de dos vías y Bonferroni post-test. *** p<0,001; ns>0,05.	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Figura 11. Luego de un daño en la médula espinal, macrófagos son reclutados al 
sitio del daño. Cuantificación de intensidad de fluorescencia durante el proceso de 
inflamación y resolución de macrófagos luego de un daño (A). Larvas dañadas (○) y 
larvas control sometidas al mismo procedimiento sin daño (●). Máximo nivel de 
reclutamiento de macrófagos a las 24 hpd (B) visualizado con la doble línea transgénica 
Tg(neurod:TagRFP; mpeg1:GFP) (C). Barra de escala 100µm. P value calculado con 
test ANOVA de dos vías y Bonferroni post-test. *** p<0,001; * p<0,05; ns>0,05. 
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2.3. Muerte celular tras un daño en la médula espinal. 
 Luego de un daño en la médula espinal se puede generar secundariamente 
apoptosis, lo que contribuye a la pérdida de neuronas y glía en mamíferos (Hagg y 
Oudega, 2006). Para analizar este proceso en larvas de pez cebra realizamos un 
ensayo de TUNEL (Gavrieli, 1992) en el cual la enzima deoxinucleotidil transferasa 
terminal detecta cortes en el DNA y agrega deoxiurudina trifosfato (dUTP), la que se 
encuentra acoplada a digoxigenina y puede ser reconocida posteriormente con un 
anticuerpo específico. Se realizó este experimento en larvas control vs dañadas a las 3 
hpd contabilizándose las células marcadas en cada caso. Como se puede observar en 
el gráfico de la Figura 12, existe una marcada diferencia entre las larvas dañadas y las 
larvas control en el número de células positivas para la marca TUNEL. Además se 
cuantificó la apoptosis en regiones más alejadas de la zona del daño, hacia caudal y 
rostral. No se observó diferencia entre las larvas dañadas y controles, tanto en la zona 
caudal al daño como en la zona rostral indicando que el daño que se genera en la 
médula de las larvas de pez cebra por electroablación es localizado y no tiene 
consecuencias en otras regiones de la larva.	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Figura 12 Electroablación activa proceso de muerte celular local en médula 
espinal de larva 3dpf. Cuantificación de células TUNEL positivas a las 3 hpd en región 
anterior (somito del 1 al 3), posterior (somito del 15 al 17) y zona del daño (somito del 7 
al 9). Area de cuantificación  18863,9µm2. P value calculado con test ANOVA de dos 
vías y Bonferroni post-test. *** p<0,001 y ns p>0,05.  
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2.4. Proliferación celular tras un daño en la médula espinal. 
 Para que el proceso regenerativo sea eficaz es necesario que nuevas células 
sustituyan a las que se perdieron. Por ello, estudiamos la proliferación celular en la 
médula espinal del pez cebra luego de un daño por electroablación. Primero analizamos 
si la proliferación es activada por el daño. Para establecerlo, incubamos con BrdU por 
dos horas y media a las 24, 48 y 72 hpd, luego a los 5 dpi las larvas se fijaron en PFA 
para posteriormente realizarse una inmunohistoquímica. Debido a que la médula es un 
tejido muy compacto se contabilizaron solamente las células BrdU positivas, sin 
efectuar una relación con el número total de células. En el gráfico de la Figura 13A 
podemos observar que en la incubación a las 24 hpd hay un aumento significativo en el 
número de células BrdU positivas en comparación al control, y esta diferencia se ve 
incrementada cuando se incuba con BrdU a las 48 hpd. En las larvas incubadas a las 
72 hpd la cantidad de células BrdU positivas siguen siendo mayores al control pero por 
un margen muy menor al de los tiempos anteriores. 
 Nos preguntamos si esta proliferación inducida por el daño podría encontrarse en 
otras regiones del SNC por lo que cuantificamos células BrdU positivas en una 
incubación a las 48 hpd, fijado a los 5 dpi, en un área rostral y caudal a la zona del 
daño. En el gráfico de la Figura 13B podemos observar que en las zonas caudal y 
rostral de la zona del daño no se observa diferencia entre el número total de células 
BrdU positivas, como en la zona del daño. Por lo tanto, la activación de la proliferación 
luego de un daño se restringe a la zona afectada y no ocurre en otras regiones de la 
larva.	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Figura 13. Electroablación en médula espinal genera un aumento  de proliferación 
local con un máximo a las 48 horas post daño. Cuantificación a los 5 dpd de células 
BrdU positivas que incorporaron a las 24, 48 y 72 hpd en la zona del daño(A). 
Cuantificación a los 5 dpd en regiones anterior (somito del 1 al 3), posterior (somito del 
15 al 17) y zona del daño (somito del 7 al 9) de células BrdU positivas que incorporaron 
a las 48 hpd (B). Cuantificación a los 2, 3 y 5 dpd de células BrdU positivas que 
incorporaron BrdU entre las 6 y 18 hpd en la zona del daño (C). Area de cuantificación 
12953µm2 de (A) y 18863,9µm2 de (B) y (C). P value calculado con test ANOVA de dos 
vías y Bonferroni post-test. * p<0,05; *** p<0,001 y ns p>0,05.	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 A lo largo de su vida, el pez cebra continúa creciendo ya que mantiene 
progenitores en distintos tejidos lo que incluye la médula espinal. Nos preguntamos si 
estos progenitores responden dividiéndose y diferenciándose a neuronas luego de un 
daño, por lo que incubamos con BrdU en estadios tempranos del daño (a partir de las 6 
hpd) por un periodo de 12 horas (hasta 18 hpd) cuantificando a los 2, 3 y 5 dpd. En el 
gráfico de la Figura 13C se puede observar que tanto a los 2 como a los 3 y 5 dpd no se 
observó una diferencia significativa entre los peces dañados y los controles en la zona 
del daño (entre el somito 7 y 9). Se analizó cada tiempo en las zonas caudales y 
rostrales (entre el somito 1 al 3 y entre el somito 15 al 17 respectivamente) donde 
tampoco se encontró una diferencia significativa entre las larvas dañadas y los 
controles (gráficos de las Figuras suplementarias 2). Esto significaría que durante las 
primeras 18 hpd las células sobrevivientes no están entrando al ciclo de división celular.	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3. Regeneración de axones interrumpidos luego de un daño por electroablación. 	  
 Si bien es importante que durante la regeneración se generen nuevas células y 
que estas sean capaces de proliferar y/o migrar para llenar la brecha generada tras la 
electroablación en la médula, nos preguntamos si los axones preexistentes en la 
médula, y que fueron interrumpidos luego de la electroablación, son capaces de 
regenerar y atravesar la región del daño. Como primera aproximación generamos 
animales mosaico mediante el transplante de células desde peces donantes 
(Tg(Ubiquitina:RFP)) en estado de 3 a 4 hpf a peces hospederos silvestres, en estadios 
similares. Con esto se espera tener un porcentaje pequeño de embriones que posean 
una o unas pocas neuronas, con sus axones, marcados en la médula con RFP. En la 
Figura 14A se muestra una imagen representativa de una larva mosaico antes del daño 
por electroablación: se observa una proyección axonal que recorre todo el largo de la 
médula espinal. Luego de la eletroablación, a 1 dpd, en la región distal del daño, se 
observan rasgos típicos de un proceso de degeneración Walleriana (Gaudet et al., 
2011; Villegas et al., 2012), proceso en cual los axones que quedan separados del 
soma de las neuronas se fragmentan y degeneran, asemejando vesículas (Figura 14B 
cabezas de flechas). A los 2 dpd se observa que retos celulares ya no están presente, 
ya que ha sido removido por las células del sistema inmune innato (neutrófilos y 
macrófagos) como hemos visto anteriormente (sección 2.2). En esta etapa se observó 
el crecimiento de algunas neuritas en la zona del daño (Figura 14C). A los 3 dpd 
algunos axones han cruzado la zona del daño, extendiéndose en dirección caudal 
(Figura 14D) proceso de extensión que se observó hasta el día 5 post daño (Figura 14E 
y F). En los animales analizados (n=5), observamos que los axones que regeneran lo 
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hacen por la región ventral de la médula espinal. 
Para analizar en mayor detalle la regeneración de los axones que logran cruzar el 
sitio de la ablación generamos quimeras mediante transplantes de células donantes 
(Tg(Ubiquitina:RFP)) a peces hospederos TgBAC(neurod:EGFP). De un total de 7 
trasplantados en que los axones tenían una ubicación ventral, en 2 de ellos se observó 
que sí se genera un gap y se interrumpen los axones (Figura 15A y A’), la región distal 
degenera y no se observa fluorescencia (1 dpd Figura 15B y B’) y a los 2 dpd los 
axones regeneran, cruzando la zona del daño y manteniéndose en la zona ventral de la 
médula espinal (Figura 15C y C’). Se observó que a los 3 y 5 dpd, la marca fluorescente 
se mantiene en la región ventral (Figura 15D, D’, E y E’). 
 En los 5 casos restantes de las 7 larvas trasplantadas que tenían axones 
marcados en la zona ventral de la médula en las cuales también se generó un daño 
(Figura 16A y A’), se observó que a 1 dpd (Figura 16B y B’), neuritas comienzan a 
explorar para cruzar la zona del daño, pero parte de la exploración es guiada hacia una 
zona dorsal de la médula. A los 2 dpd varios axones son capaces de cruzar la zona del 
daño (Figura 16C y C’) y se extienden por la zona dorsal de la médula (es decir, 
cambian su ubicación respecto a la posición inicial). A los 3 dpd se observó que algunos 
axones que regeneraron y cruzaron la zona del daño vuelven a retomar la zona ventral 
de la médula (Figura 16D y D’), pero preferentemente siguen extendiéndose por la 
región dorsal de ésta. Esto se mantiene si se vuelven a observar a los 5 dpd (Figura 
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Figura 14. Axones axotomizados por electroablación son capaces de atravesar la 
interrupción y extenderse por la médula. Seguimiento temporal de axones marcados 
mediante transplante de células rojas (Ubi:RFP) en larva wild type (A), desde 1 hasta 
5dpd (B,C,D,E,F). Zona del daño (B, ovalo punteado). Degeneración de los axones (B, 
cabezas de flecha). Extensión del nervio en regeneración (C,D,E,F, flechas). Barra de 
escala 100µm. 
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Figura 15. Axones en posición ventral pueden regenerar manteniendo su 
trayectoria. Seguimiento temporal de axones marcados en la zona ventral de la médula 
espinal en larva TgBAC(neurod:EGFP) transplantada con células rojas de embrión 
donante ubi:RFP a 2hpd (A,A’), 1 dpd (B,B’), 2 dpd (C,C’), 3dpd (D,D’), y 5dpd (E,E’). 
Células transplantadas (A,B,C,D,E). Superposición TgBAC(neurod:EGFP) con células 
transplantadas (A’,B’,C’,D’,E’). Extensión de los axones en regeneración (A,B, flecha 
blanca).Barra de escala 100µm. 
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Figura 16. Axones en posición ventral, durante la regeneración, pueden cambiar 
su trayectoria. Seguimiento temporal de axones marcados en la zona ventral de la 
médula espinal en larva TgBAC(neurod:EGFP) transplantada con células rojas de 
embrión donante ubi:RFP a 2hpd (A,A’), 1 dpd (B,B’), 2 dpd (C,C’), 3dpd (D,D’), y 5dpd 
(E,E’). Células transplantadas (A,B,C,D,E). Superposición TgBAC(neurod:EGFP) con 
células transplantadas (A’,B’,C’,D’,E’). Extensión de los axones en regeneración (A,B, 
flecha blanca). Barra de escala 100µm. 
  
	   52 
 De un total de 4 peces trasplantados con marca de axones en la zona dorsal, 
luego de realizar electroablación en la médula (Figura 17A y A’), se observó que a 1 
dpd degenera la región distal de los axones (Figura17B y B’) al igual que en los casos 
anteriores, pero a los 2 dpd, a diferencia de los casos anteriores, estos axones no 
regeneran (Figura 17C y C’) condición que se mantiene si se observan a los 3 y 5 dpd 
(Figura 17D, D’, E y E’). 
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Figura 17. Algunos axones que se encuentran en posición dorsal no son capaces 
de atravesar el gap. Seguimiento temporal de axones marcados en la zona dorsal de 
la médula espinal en larva TgBAC(neurod:EGFP) transplantada con células rojas de 
embrión donante ubi:RFP a 2hpd (A,A’), 1 dpd (B,B’), 2 dpd (C,C’), 3dpd (D,D’), y 5dpd 
(E,E’). Células transplantadas (A,B,C,D,E). Superposición TgBAC(neurod:EGFP) con 
células transplantadas (A’,B’,C’,D’,E’). Flecha blanca indica la extensión de los axones 
en regeneración (A,E). Barra de escala 100µm.	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Discusión 	  
 Luego de una lesión en la médula espinal en mamíferos, ésta no es capaz de 
regenerar, perdiendo permanentemente neuronas y proyecciones convirtiéndose en 
uno de los problemas más desafiantes de la medicina. Sin embargo, otros vertebrados 
como ranas y pollos tienen el potencial de regenerar la médula espinal en estadios 
tempranos de su desarrollo (Keirstead et al., 1995; Gaete et al., 2012), mientras que 
otros, como los peces, regeneran su médula espinal luego de un daño en el animal 
adulto. La sección de la médula en peces adultos produce paraplejia pero, pasadas 
unas semanas, se recupera el movimiento locomotor. Los animales que no recuperaron 
el movimiento presentaron un bajo número de axones que atravesaron el sitio de daño 
en la médula espinal (Becker et al., 1997).  
 El pez cebra adulto se ha instalado como paradigma para el estudio de 
regeneración ya que son varios los tejidos que regeneran robustamente. Si bien el pez 
cebra adulto permite estudiar la regeneración de la médula espinal, esta aproximación 
presenta desventajas como el tiempo de generación del animal, que la regeneración 
tome varias semanas y que el animal deba ser sacrificado para realizar análisis 
posteriores (Becker et al., 1997; Vajn et al., 2014). Teniendo esto en consideración, 
surgió el interés por desarrollar un modelo en el cual se pueda estudiar la regeneración 
de la médula espinal in vivo, en una escala temporal menor y que no sea necesario el 
sacrificio de los animales. Es así como proponemos a la larva del pez cebra como 
modelo de estudio ya que el tiempo de generación y desarrollo es menor (3 días post 
fertilización versus 3 meses para llegar a la adultez) y porque su transparencia nos 
permite visualizar mediante líneas transgénicas fluorescentes distintos tipos celulares y 
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procesos en un tiempo acotado de observación y evaluación. Es decir, se puede lograr 
una visión general de la dinámica celular que transcurre en este modelo competente de 
regeneración.	  	  
1. Electroablación como método de transección completa de la médula espinal en 
larvas de pez cebra. 	  
 El pez cebra, a los 3 dpf (estadio larvario temprano) tiene la médula espinal 
completamente formada y cuenta con todos sus componentes (distintos tipos de 
neuronas y glía) (Lewis y Eisen, 2003). En este estadio de desarrollo, la larva mide 3,5 
mm, por lo que para poder estudiar la regeneración de la médula espinal fue necesario 
implementar una metodología que permitiera generar una sección completa y local. 
Estudios previos en larvas contemplaban la axotomía de neuronas de Mauthner (Bhatt 
et al., 2004), generando un daño parcial sin la pérdida de otros tipos celulares que son 
parte esencial de dicha estructura. Para llevar a cabo nuestro objetivo, utilizamos la 
técnica de electroablación (Moya-Díaz et al., 2014) que consiste en la aplicación local 
de corriente para eliminar células. Con esta técnica se ha descrito que se puede 
neurectomizar el nervio de la línea lateral posterior (Ceci et al., 2014) y permite remover 
un órgano completo como un neuromasto (Sánchez et al., 2016). Determinamos que 
con un pulso de 25 µA/s es suficiente para generar una interrupción completa en la 
médula espinal de una larva de 3 dpf. Notamos la inducción de daño en el músculo 
esquelético adyacente al tejido neural dañado pero sólo acotado a las fibras vecinas. La 
evidencia para concluir que el daño genera una interrupción completa en la médula se 
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basa en la observación de que no hay evidencia de neuronas, glías ni axones en el 
territorio donde se aplicó la corriente eléctrica. Además, junto con la evidencia 
morfológica, observamos la pérdida del movimiento locomotor en la larva desde la 
posición del daño hacia caudal. Este fenotipo concuerda con lo que se describe cuando 
la médula se secciona en adultos de pez cebra (Vajn et al., 2014), donde a 1 dpd los 
peces se mantienen en el fondo del tanque y solo se logran mover utilizando sus aletas 
pectorales. Interesantemente, a medida que se observa la reaparición de neuronas, 
glías y axones en el boquete generado, se recupera el movimiento indicando un re-
establecimiento funcional de la médula espinal seccionada, así como se observa en pez 
cebra adulto donde recién a las 2 semanas post daño comienzan a presentar de 
manera gradual movimiento en la cola. Podemos concluir que el método de 
electroablación permite el estudio del proceso de regeneración en médula espinal en 
larvas de pez cebra ya que es posible generar un daño y este se realiza de manera 
simple y rápida en el sujeto de estudio.	  	  
2. Apoptosis y proliferación celular tras el daño en médula espinal. 	  
 Moya-Díaz et al., (2014) describieron que la electroablación puede generar muerte 
celular de manera local lo que fue corroborado en nuestros experimentos. Se ha 
descrito que en pez cebra adulto luego de una compresión en la médula espinal causa 
la aparición de células apoptóticas en la zona del daño a las 6 hpd, presentando un 
aumento al primer día post daño (Hui et al., 2010). Esto es consistente con lo 
observado en este trabajo, donde además no se observaron células TUNEL positivas 
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en otras regiones de la médula espinal de la larva. Becker et al., (1997) reportaron que 
en el modelo de daño en médula de pez cebra adulto, no se detectó apoptosis en 
neuronas cuyos axones fueron seccionados, indicando que la respuesta de muerte 
celular no es un factor que tenga protagonismo en la regeneración de médula espinal 
ya que al contar núcleos cerebrales de neuronas con proyección caudal hacia la médula 
luego de 7 semanas post axotomía el número no cambia en comparación a una 
situación control. Sin embargo, este hallazgo revela una diferencia con lo que ocurre en 
mamíferos, donde tras un impacto traumático en la médula espinal se genera 
rápidamente muerte celular en la cercanía del daño y esta muerte continua a lo largo de 
las semanas generándose una segunda fase de daño que incluye necrosis (Hagg y 
Oudega, 2006). De tal modo, una de las diferencias importantes entre los modelos 
animales competentes y no competentes para regenerar la médula, puede estar 
radicada en la inducción o no inducción de muerte celular luego de un trauma.	  	  
 Por otro lado, tras una lesión, es necesario restituir las células perdidas en el tejido 
dañado, lo cual gatilla proliferación en la zona del daño. Hui et al., (2010) reportaron 
que luego de una compresión en la médula en pez cebra adulto existe proliferación 
reactiva, la cual tiene un máximo a los 7 dpd y principalmente en células cercanas al 
canal ependimal. En el modelo de transección completa de la médula, se ha descrito 
que existe proliferación celular en pez cebra adulto (Kuscha et al., 2012). Estos 
antecedentes nos hicieron indagar qué ocurre con la proliferación en nuestro modelo de 
sección de médula. A distintos tiempos después de transectar la médula, analizamos la 
existencia de células proliferativas  encontrando que el comportamiento es similar a lo 
descrito en compresión de médula. Observamos proliferación restringida a la zona del 
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daño, sin verse afectadas otras regiones de la médula rostral o caudal. No logramos 
observar co-localización de BrdU+ (células que hayan pasado por fase S del ciclo 
celular) con señal GFP de la línea transgénica reportera del gen neuro D (un marcador 
de neuronas post mitóticas). Por lo tanto, las células que incorporan BrdU no 
corresponderían a progenitores neurales que den origen a nuevas neuronas 
diferenciadas, si no que podrían ser de carácter glial. Este fenómeno, descrito por 
Briona y Dorsky (2014), consiste en que, luego del daño,  células de glía radial 
comienzan a expresar marcadores tempranos neuronales (genes huC/D). También es 
posible que las células GFP+, que serían neuronas diferenciadas, podrían provenir de 
un progenitor neural ya comprometido el cual es activado a diferenciarse luego del 
daño. 	  
 No evaluamos si existía colocalización directa de BrdU con un marcador de 
células gliales como los oligodendrocitos, pero es probable que este tipo celular entre 
en proliferación; existen antecedentes que proponen que dichas células generarían una 
matriz permisiva para que a través de ésta crucen los axones por la zona del daño, esto 
se observó previamente en células GFAP positivas, un marcador de glía (Goldshmit et 
al., 2012). Este fenómeno es contrario a lo que ocurre en mamíferos, donde las células 
que proliferan son astrocitos reactivos que, posteriormente contribuirán con la formación 
de la cicatriz glial, generando una barrera y un ambiente no permisivo para la 
elongación de los axones que fueron axotomizados con el trauma (Meletis et al., 2008).	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3. Inflamación inducida por daño en la  médula espinal en larvas de pez cebra. 	  
 Luego de un daño traumático en la médula espinal se produce un quiebre de la 
barrera hematoencefálica, y se gatilla inflamación ya que células del sistema inmune 
invaden en el tejido nervioso (Hagg y Oudega, 2006). Hemos demostrado previamente 
que la electroablación del nervio de la línea lateral posterior induce una inflamación 
caracterizada por una acumulación de células pertenecientes al sistema inmune innato 
(Moya-Díaz et al., 2014). Este antecedente nos llevó a evaluar la inflamación en nuestro 
modelo de daño en médula espinal. Las larvas del pez cebra ofrecen una excelente 
oportunidad de diseccionar funcionalmente los sistemas inmunes innato y adaptativo, 
ya que este último se desarrolla a partir de las 2 semanas post fecundación (de Jong y 
Zon, 2005), un tiempo de desarrollo ulterior al que se utilizó en nuestros ensayos. En 
médula espinal de larvas observamos que existe una inflamación tras el daño 
generado, observándose tanto neutrófilos como macrófagos, los cuales mantienen una 
dinámica de inflamación similar a la de otros daños (d'Alençon et al, 2010, Moya-Díaz et 
al., 2014). Esta dinámica responde al rol descrito para ambos tipos celulares en el 
proceso inflamatorio: los neutrófilos infiltran rápido para cumplir su rol antibacteriano 
(Jones et al., 2005). En cambio, a los macrófagos se les ha vinculado con un rol tanto 
de defensa contra patógenos como cumpliendo una función en el proceso de 
regeneración. Entre otros procesos, los macrófagos participan de la limpieza del debris 
celular y secretan factores que promueven el proceso de regeneración (Murray y Wynn, 
2011). Los macrófagos presentan dos fenotipos, M1 y M2, donde los M1 tienen un 
carácter inflamatorio para la defensa de patógenos y los M2 un carácter más resolutivo 
y favorable para la posterior regeneración (Nguyen-Chi et al., 2015). Los macrófagos 
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M2 permanecen más tiempo en el sitio de daño. En el pez cebra, no han sido 
totalmente caracterizadas las subpoblaciones de macrófagos por lo que no es posible 
discriminar si hay dos oleadas de infiltración en nuestro modelo como ocurre en 
mamíferos. En este trabajo observamos una dinámica de infiltración de macrófagos 
consistente con el paradigma descrito ya que la presencia masiva de macrófagos (a las 
24 hpd) coincide aproximadamente con la máxima proliferación y el inicio de la 
regeneración de la médula; observamos resolución de los macrófagos recién a las 48 
hpd. Hipotetizamos que los macrófagos de larga permanencia en el sitio de daño sean 
de carácter M2, aspecto que requerirá más estudio para ser confirmado.	  	  
4. Oligodendrocitos, un posible vínculo para conectar ambos extremos de la médula 
espinal dañada. 	  
 Junto con un daño a la médula y la inflamación asociada, se genera muerte de 
oligodendrocitos en los alrededores de la zona del daño. La muerte de oligodendrocitos 
en consecuencia genera desmielinización de los axones y los restos de mielina 
contienen moléculas inhibitorias del crecimiento axonal como el antígeno neural/glial 2 
(NG2), inhibidor de crecimiento de neuritas A (NOGO-A), glicoproteína asociada a la 
mielina (MAG) y glicoproteína asociada a los oligodendrocitos (OMpg) (Hagg y Oudega, 
2006). Las moléculas inhibitorias contribuyen a la formación de la barrera que se 
genera también con astrocitos reactivos, impidiendo que axones crucen por la zona 
dañada (Hagg y Oudega, 2006). En goldfish (Carassius auratus) adulto se ha 
demostrado in vitro que el debris de mielina, a diferencia de lo que ocurre en 
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mamíferos, es más permisiva para el crecimiento axonal (Bastmeyer et al., 1991) y en 
pez cebra adulto -dos semanas después de un daño- oligodendrocitos están presentes 
en la zona del daño (Reimer et al., 2008). En nuestro modelo existe un repoblamiento 
con oligodendrocitos que migran a la zona del daño como pudimos constatar mediante 
microscopía light sheet. Estas células posiblemente son precursores de 
oligodendrocitos ya que durante el desarrollo y mediante ablación de célula única con 
láser, pueden migrar ocupando el sitio vacío (Kirby et al., 2006). Mostramos que, de las 
células que componen el SNC, precursores de oligodendrocitos son uno de los 
primeros tipos celulares en reaccionar luego del daño, ingresando a la zona de lesión 
un día después de la electroablación. Si bien Reimer et al., (2008) reportaron la 
existencia de células olig2+ durante la regeneración, no establece la manera ni la 
escala temporal de su llegada a la zona del daño. De manera complementaria 
registramos que células sox10 GFP positivas (marcador de oligodendrocitos) presentan 
el mismo comportamiento (Hornig et al., 2013). 	  
 Otras células gliales participan del proceso regenerativo en pez cebra. Es el caso 
de astrocitos y glía radial, observadas mediante la utilización de una línea transgénica 
reportera para el gen GFAP, las cuales tiene una dinámica similar a la que observamos 
en los oligodendrocitos. En este caso, ablación en la médula con láser en larvas de 4 
dpf, las células migran dentro de las primeras 24 hpd a la zona de daño y en adultos se 
ven acumuladas ya a los 5 dpd (Goldshmit et al., 2012). Los astrocitos facilitarían el 
paso de axones descendentes en dirección caudal de la médula espinal, ya que 
después de que ocurre esta acumulación de células cruzan los axones descendentes la 
zona del daño posiblemente generando una matriz que sirva como camino a seguir por 
los axones y no como una barrera física, como ocurre con los astrocitos reactivos en 
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mamíferos. De manera similar observamos que axones únicos marcados (mediante 
experimentos de transplante) cruzan la zona del daño siguiendo un camino de células 
olig2 positivas (oligodendrocitos), por lo que éstas también podrían estar actuando 
como puente entre los extremos rostral y caudal de la médula espinal luego del daño 
como fue descrito por Goldshmit et al., (2012) para glía. 	  	  
5. Axones descendentes interrumpidos en la médula regeneran en larvas de peces 	  
 Debido a que la electroablación resulta en la eliminación completa de la médula, 
nuestro estudio difiere de aquellos hechos previamente con ablación láser (Goldshmit et 
al., 2012), que solamente destruye unas pocas células o axones. Deseábamos 
examinar qué ocurre con el espacio dañado identificando tipos celulares que repueblan 
la zona del daño y en qué orden.  En pez cebra adulto después de una lesión se 
generan nuevos tipos neuronales, como interneuronas y motoneuronas (Reimer et al., 
2008; Kuscha et al., 2012). Mediante la utilización de la línea transgénica reportera del 
gen neuro D sabemos que estas células son neuronas diferenciadas y corresponden a 
distintos tipos neuronales por su posición en la médula regenerada. Observamos 
neuronas en un dominio ventral (presuntas motoneuronas), confirmado junto a la 
aparición de células olig2 GFP positivas que son motoneuronas, y luego en zonas 
dorsales (interneuronas) (Kuscha et al., 2012). Además, evaluamos la expresión de un 
reportero de la actividad del gen de Sonic Hedgehog (shh), molécula secretada que 
participa en la formación de la placa del piso durante la morfogénesis del tubo neural 
durante el desarrollo temprano (Lewis y Eisen, 2003). Reimer et al., (2009) describieron 
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que en pez cebra adulto la expresión de Shh, luego de un daño, aumenta y si se 
bloquea su señalización se observa una disminución en la aparición de motoneuronas. 
Observamos que la expresión de GFP bajo el promotor del gen de shh ventral en la 
médula espinal persiste luego del daño, estableciéndose el patrón original luego de 1 a 
2 dpd. Un día después aparecen motoneuronas (observadas mediante la utilización de 
las líneas reporteras de los genes neuro D y olig2) en la región ventral de la médula 
espinal, concordante con lo anteriormente descrito (Reimer et al., 2009). Es decir, la 
secuencia de eventos es similar a lo descrito, pero con una velocidad significativamente 
mayor. Esta rapidez en la restauración del patrón y de los subtipos celulares de la 
médula puede deberse a que la maquinaria de regeneración se mantiene en ambos 
estadios (adulto y larvario), pero la dimensión de los tejidos es distinto, siendo el de 
estadio larvario menor en volumen por lo que el repoblamiento de neuronas es más 
rápido, como se ha descrito en otro tipo de daño como corte de cola en pez cebra 
adulto y larva en donde genes que se expresan durante la regeneración como wnt y fgf 
se expresan en ambos estadios (Antos y Brand, 2010).	  
 Al analizar en nuestro modelo que ocurría con axones descendentes que fueron 
axotomizados, observamos que estos degeneran en su porción distal y luego regeneran 
para extenderse en dirección caudal por la médula espinal siendo sorprendentemente 
distinto a lo que se ha descrito en mamíferos, donde los axones no logran atravesar la 
región del daño o muy pocos lo logran (esto con la aplicación de fármacos que 
promueven el crecimiento axonal) (Anderson et al., 2007). Si bien, la regeneración de 
estos axones es robusta y consistente en los casos analizados, esta no sigue 
necesariamente el tracto axonal que originalmente tenía la neurona. Constatamos que, 
de los casos de axones que se encontraban en los tractos principales, fascículo 
	   64 
longitudinal ventral (FLV) y medio (FLM), una minoría fueron capaces de regenerar 
manteniéndose en el mismo tracto (29%), mientras la mayoría creció regenerando por 
un tracto distinto (71%), concordante a lo descrito por Becker y Becker (2001) en peces 
adultos. En nuestro trabajo, pudimos observar este proceso in vivo ya que axones 
presentes en el FLV se trasladaron hacia dorsal en el fascículo longitudinal dorsal (FLD) 
y luego algunos axones, en menor medida, volvieron a un tracto ventral como el  FLV o 
FLM. Las neuronas que emiten axones en estos tractos son algunas interneuronas y 
neuronas con proyecciones desde el rombencéfalo y mesencéfalo a lo largo de la 
médula (Lewis y Eisen, 2003), de las cuales algunas al parecer tendrían una propiedad 
intrínseca para regenerar distinta a la de otras neuronas, como las neuronas de 
Mauthner que también se extienden por el FLM (Metcalfe et al., 1986); estas últimas no 
son capaces de regenerar ni en estadios adultos ni larvales (Becker et al., 1997; Bhatt 
et al., 2004). Además, en este trabajo se observó que los axones que están en el tracto 
FLD (100%) no son capaces de regenerar, extendiéndose muy poco, sin cruzar la zona 
del daño y extenderse por la médula. Las principales neuronas que pertenecen a este 
tracto son interneuronas, como células de Rohon-Beard, las cuales extienden largos 
axones (Kuwada y Bernhardt, 1990), y algunas neuronas reticuloespinales como RoL2 
y MiD2cl que también se extienden por el fascículo longitudinal (Metcalfe et al., 1986). 
Con respecto a esto, no se ha descrito lo que ocurre con estos tipos neuronales y sería 
interesante indagar qué factores intrínsecos determinan que algunos tipos neuronales 
sean capaces de regenerar y otros no por el mismo camino (tracto).	  
 Durante la realización de esta tesis fue publicado un trabajo de Briona y Dorsky 
(2014), quienes generaron un corte en la médula espinal en larvas de pez cebra de 5 
dpf con un bisturí de vidrio fabricado a partir de una micropipeta. Con este método 
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logran generar un boquete en la médula. La lesión en este caso, es considerablemente 
mayor que por electroablación, ya que, con su sistema, la porción caudal de la cola 
queda colgando de la larva. Los autores, describieron que a los 9 dpd se observan 
somas de neuronas post mitóticas en la zona del daño y tanto las funciones motoras 
como sensoriales se restituyen. Observaron proliferación celular el cual tiene un 
incremento a las 48 hpd en el blastema que se forma luego del daño. Nuestro modelo 
de daño mediante electroablación permite realizar un estudio con larvas en estadios 
más tempranos (3 dpf) por la precisión del daño y, si bien, son animales más jóvenes, 
los procesos que observamos son similares a los descritos por Briona y Dorsky en 
larvas de 5 dpf. Nuestro método también puede usarse en larvas de otros estadios y 
peces adultos, no encontrándose solo restringido al daño en la médula espinal si no que 
puede ser aplicado en diversos tejidos (Moya-Díaz et al., 2014).	  
 Aunque en nuestro modelo no observamos un blastema, ya que el daño realizado 
es en una región más acotada, la respuesta de proliferación presenta tiempos similares 
observando un máximo en la proliferación tras el daño a las 48 hpd. Briona y Dorsky 
(2014) sólo describen neuronas maduras en la zona del daño a los 9 dpd, pero no 
especifican ni cuándo ni cómo ocurre el crecimiento de axones que fueron 
axotomizados luego del daño ni si esto coincide con la recuperación funcional de la 
larva. En este trabajo describimos que los axones que fueron axotomizados en larvas 
de pez cebra regeneran y que esta es robusta pero imperfecta en términos del camino 
recorrido por los axones regenerados. En conclusión, si comparamos los dos modelos 
presentados, el nuestro permite un estudio del proceso de regeneración ya a los 5 dpd 
(versus 9 dpd), con un daño y tiempo más restringido y dado que se tratan de larvas de 
estadios más tempranos, no es necesaria la preparación previa de muestras como 
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cortes histológicos para inmunohistoquímica presentando una gran ventaja en términos 
de manipulación y tiempo de análisis.	  	  
6. Mirada global de la regeneración de la médula espinal en larvas de pez cebra. 	  
 En respuesta a un trauma en la médula espinal, son varios los tipos y procesos 
celulares que participan en la regeneración de ésta para asegurar la sobrevivencia del 
organismo, siendo necesaria una reconexión mediante el crecimiento de axones 
interrumpidos y nuevos, además de una restauración funcional de la estructura donde 
otros tipos celulares participan. En este trabajo caracterizamos in vivo la dinámica de 
los principales eventos que se presentan posterior a una transección completa de la 
médula espinal de larva de pez cebra, lo que resulta en una regeneración funcional del 
individuo. A continuación, presentamos, a modo de resumen, los principales hallazgos 
de este trabajo (Figura 18). 	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Figura 18. Resumen de regeneración de la médula espinal. Esquema temporal de 
regeneración de médula espinal en larvas de pez cebra donde se representan los 
principales eventos celulares tras un daño. Daño por electroablación (a). En las 
primeras 3 hpd, se genera una muerte celular localizada y señales de inflamación; a las 
6 hpd comienzan a infiltrar células del sistema inmune innato tanto neutrófilos como 
macrófagos. A las 12 hpd se alcanza el máximo de reclutamiento de neutrófilos(b). A 
las 24 hpd los macrófagos alcanzan su máximo de reclutamiento y axones que fueron 
axotomizados degeneran su porción caudal (c). Células gliales y precursores de 
oligodendrocitos comienzan a migrar hacia la zona del daño para generar un puente 
entre los extremos de la médula y comienzan a proliferar células adyacentes a la zona 
del daño (d). Nuevas neuronas comienzan a repoblar el espacio entre los extremos 
rostrales y caudales de la sección en la médula y axones descendentes comienzan a 
extender neuritas en dirección caudal, los axones navegan por donde se encuentran las 
células gliales (e). A partir del día 2 en adelante distintos tipos celulares continúan 
acumulándose para completar el rellenado del forado células comienzan a poblar las 
regiones ventrales de la médula espinal para finalmente reconstituirla.	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Proyecciones 	  
Para finalizar, al tener una mirada global del proceso de regeneración surgen 
preguntas sobre qué tipos celulares observados aportan de una manera decisiva en el 
éxito de la regeneración como por ejemplo las células gliales las cuales son una de las 
primeras células del SNC en responder al daño. ¿De éstas depende guiar y que logren 
atravesar los axones interrumpidos por la zona del daño? ¿Secretan factores que sean 
favorables para el crecimiento axonal? o ¿se trata de factores que no son inhibitorios 
del crecimiento axonal y las neuronas poseen una propiedad intrínseca de extenderse a 
través de la zona del daño? Preguntas que en futuros estudios podrían ser contestadas 
utilizando este modelo de estudio. Por ejemplo, se podría usar el sistema Gal4–UAS 
(Shimizu et al., 2015; Wyatt et al., 2015) para eliminar específicamente un tipo celular o 
bien para inhibir la migración celular en la ventana de tiempo (entre 1 y 2 dpd) en que 
oligodendrocitos y glía migran a la región del daño. Otro tipo celular que es reclutado en 
el sitio del daño son los macrófagos y se ha descrito que podrían tener una función en 
promover el proceso de regeneración, pero ¿qué población de estos y que factores son 
secretados? podrían ser estudiados mediante separación de aquellas células que 
permanezcan en la zona del daño. Además, se puede estudiar la participación del 
sistema inmune innato al inhibir el reclutamiento de estas células mediante la 
generación de mutantes de forma específica con sistema CRISPR/Cas (Ablain et al., 
2015), también utilizando fármacos o bien mediante depleción del tipo celular con líneas 
transgénicas sistema Gal4-UAS para gatillar la eliminación de estas células. Otras 
preguntas que se pueden contestar con este modelo son vías involucradas en el 
proceso de regeneración, para lo cual también se puede realizar inhibición 
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farmacológica como por ejemplo la vía de PI3K/AKT/mTOR, inhibiendo el complejo con 
rapamicina, el cual se ha descrito que participa en regeneración de axones en nervio 
óptico (Diekmann et al., 2015) o estabilizando la formación de microtúbulos en axones 
con taxol (Baas y Ahmad, 2013), examinando si los axones interrumpidos mediante 
esta estabilidad pueden regenerar manteniendo una dirección sin presentar un cambio 
de ruta como se observó en este trabajo. En conclusión podemos decir que este 
modelo, siendo compatible con otras técnicas, se transforma en una gran herramienta 
para contestar diversas preguntas contribuyendo al conocimiento de la regeneración 
axonal.	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Figuras Suplementarias 	  
	  
Figura Suplementaria 1. Respuesta al daño de células gliales tras electroablación. 
Seguimiento temporal de células gliales visualizadas con la línea transgénica Tg(-
4.9sox10:EGFP) (A) durante la regeneración después de un daño desde 2 hpd hasta 5 
dpd (B,C,D,E,F). Barra de escala 100µm.	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Figura suplementaria 2. Electroablación en médula espinal no activa proliferación 
dentro de las primeras 18 hpd. Cuantificación de células BrdU positivas que 
incorporaron BrdU desde 6 hpd hasta 18 hpd (12 h de incubación) a los 2 (A), 3 (B) y 5 
(C) dpd, en región anterior (somito del 1 al 3), zona del daño (somito del 7 al 9) y 
posterior (somito del 15 al 17).Area de cuantificación 18863,9µm2. P value calculado 
con test ANOVA de dos vías. ns p>0,05.	  	  	  	  
